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RESUMEN 
 
Objetivo: La presente investigación tuvo como propósito comparar la adherencia 
bacteriana in vitro en dientes sometidos a blanqueamiento con extracto etanólico al 
50% de Musa paradisiaca y peróxido de hidrógeno al 35%. 
Materiales y método: El estudio de corte transversal, experimental y comparativo 
se desarrolló en el Laboratorio de Microbiología Molecular y Biotecnología de la 
Universidad Privada Antenor Orrego. La muestra estuvo constituida por 18 
premolares, los cuales fueron divididos en tres grupos: G1 (Control), G2 (Extracto 
etanólico de Musa paradisiaca) y G3 (Peróxido de hidrógeno al 35%). Luego, fueron 
esterilizados en autoclave para después ser expuestos a la cepa Streptococcus 
Mutans ATCC 25175 e incubados por 24 horas. Transcurrido este periodo de 
tiempo, fueron dispuestos en tubos de ensayo estériles con un medio de cultivo 
limpio, para ser centrifugados por 10 minutos con el fin de liberar a las bacterias 
adheridas a las superficies dentarias. Se tomó 0.1 ml del líquido para la preparación 
de la dilución 1/100 y la siembra en placas Petri con Agar Soya Tripticasa Sangre, 
las cuales fueron incubadas por 48 horas. La adherencia bacteriana se obtuvo 
mediante el recuento de Unidades Formadoras de Colonias (UFC). Los resultados 
fueron almacenados en Excel y procesados en el programa estadístico SPSS 
versión 23. El análisis estadístico se realizó utilizando la prueba ANOVA, siendo 
complementada por las pruebas post Hoc: Test de Duncan para la comparación 
múltiple de grupos y el Test de Bonferroni para la comparación de medias de dos 
grupos, considerándose un nivel de significancia del 5%.  
Resultados: Se observó una mayor adherencia bacteriana en el Grupo III (peróxido 
de hidrógeno) con 77x105 UFC/ml, seguido por el Grupo II (extracto etanólico al 
50% de Musa paradisiaca) con 40x105 UFC/ml y por el Grupo I (Control) con 89x104 
UFC/ml, obteniendo una diferencia significativa entre los tres grupos (p=0.000), y 
una diferencia estadísticamente significativa entre sí al comparar cada grupo 
experimental con el control y entre ambos grupos experimentales (p<0.05). 
Conclusiones: Se concluye ambos métodos de blanqueamiento dental causan 
adherencia bacteriana en la superficie dental, siendo mayor al usar peróxido de 
hidrógeno al 35%. 
Palabras clave: Blanqueamiento dental, Musa paradisiaca, peróxido de hidrógeno, 
adherencia bacteriana, Streptococcus mutans. 
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ABSTRACT 
 
Objective: The present research aimed to compare the in vitro bacterial adherence 
in teeth subjected to whitening with 50% ethanol extract of Musa paradisiaca and 
35% hydrogen peroxide. 
Materials and Methods: The cross-sectional, experimental and comparative study 
was carried out in the Molecular Microbiology and Biotechnology Laboratory of the 
Antenor Orrego Private University. The sample consisted of 18 premolars, which 
were divided into three groups: G1 (Control), G2 (50% ethanol extract of Musa 
paradisiaca) and G3 (35% hydrogen peroxide). Then, they were sterilized in an 
autoclave to be later exposed to the Streptococcus Mutans ATCC 25175 strain and 
incubated for 24 hours. After this period of time, they were placed in sterile test tubes 
with a clean culture medium to be centrifuged for 10 minutes in order to free the 
bacteria attached to the dental surfaces. 0.1 of the liquid was taken for the 
preparation of the 1/100 dilution and the culture on Petri dishes with Trypticase Soy 
Blood Agar, which were incubated for 48 hours. Bacterial adherence was measured 
by counting Colony Forming Units (CFU). The data was stored in Excel and 
processed using the statistical program SPSS version 23. Statistical analysis was 
performed using ANOVA Test, which was complemented by Post-Hoc Tests: 
Duncan’s test for multiple comparison of groups, and by Bonferroni’s test for 
comparison of means of two groups, considering a significance level of 5%. 
Results: A greater bacterial adherence was observed in Group III (35% hydrogen 
peroxide) with 77x105 CFU/ml; then followed by Group II (50% ethanol extract of 
Musa paradisiaca) with 40x105 CFU/ml; and finally by Group I (Control) with 89x104 
CFU/ml, obtaining a significant difference between the three groups (p = 0.000), and 
a statistically significant difference between each experimental group and the control 
group and between experimental groups (p <0.05). 
Conclusions: It appears that both tooth whitening methods cause bacterial 
adherence on the dental surface, being bigger when using 35% hydrogen peroxide. 
Key words: Tooth whitening, Musa paradisiaca, hydrogen peroxide, bacterial 
adherence, Streptococcus mutans. 
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I. INTRODUCCIÓN 
 
 
1.1. Realidad problemática 
 
El aumento de las preocupaciones estéticas y la exigencia por una 
apariencia perfecta han desencadenado una mayor demanda de los 
procedimientos estéticos1,2. Es por ello que actualmente los tratamientos 
cosméticos que mejoran el color dental son cada vez más solicitados3 
  
Hoy en día el color dental se posiciona como uno de los aspectos más 
relevantes en la auto percepción de la apariencia bucal4 y en la 
determinación de la satisfacción con el aspecto de los dientes. De 
acuerdo a un estudio, el 66,8% de pacientes está disconforme con el 
color de sus dientes5. Asimismo, se reporta que los individuos 
inconformes con su color dental presentan un mayor deseo por 
realizarse blanqueamiento dental2. 
 
El blanqueamiento dental se ha convertido en el tratamiento estético más 
popular ofrecido en la práctica dental6. La efectividad de sus resultados 
ha ocasionado que sea considerado como el tratamiento más 
deseado2,5, por lo que son cada vez más los dentistas que lo ofrecen y 
realizan2. De acuerdo a la Academia Americana de Odontología 
Cosmética (AACD), los tratamientos de aclaramiento dental han 
aumentado en un poco más del 300% entre los años 2002 y 2007 y las 
cifras siguen creciendo alrededor de un 25% por año3.  
 
La Asociación Americana de Ortodoncistas (AAO) considera que el 
profesional debe mantenerse actualizado, informándose con la literatura 
disponible sobre el blanqueamiento dental7. En la actualidad, el 
odontólogo cuenta con nuevas técnicas y una gran cantidad de 
productos8, así como diversas concentraciones, formatos, métodos de 
activación y protocolos de aplicación de los mismos. Es por ello que cada 
profesional debe capacitarse en el manejo de las diferentes técnicas de 
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blanqueamiento4. Asimismo debe llevar a cabo un plan de tratamiento 
óptimo8, siguiendo un protocolo que parta de un correcto diagnóstico y 
concluya en un tratamiento efectivo para así satisfacer la demanda del 
paciente4,9. 
 
A pesar de ser conservador y dar resultados satisfactorios10, el 
blanqueamiento puede tener efectos sobre la estructura dental8. Es por 
ello que es importante que el odontólogo se documente e informe sobre 
la seguridad de estos procedimientos con el fin de brindar tratamientos 
más seguros y a su vez poder proveer de mayor información al 
paciente11,12. 
 
Las sustancias encargadas de aclarar los dientes son los peróxidos8, 
dentro de los cuales el más empleado es el peróxido de hidrógeno8,13. 
Internacionalmente existen varios estudios sobre los efectos del 
peróxido de hidrógeno en el esmalte dental, dentro de los cuales, 
Hosoya14, Zheng15, Ittatirut16, Al-Jubori17 y Romero18 han estudiado su 
efecto sobre la adherencia bacteriana a la superficie dental. 
 
El blanqueamiento dental se ha vuelto cada vez más accesible debido a 
la mayor disponibilidad de productos de venta libre y varios métodos 
hechos por uno mismo (DIY)19. Sin embargo, el Consejo de la Asociación 
Dental Americana (ADA) sobre Asuntos Científicos ha expresado su 
preocupación con respecto a la seguridad de los procedimientos de 
blanqueamiento sin supervisión a largo plazo, razón por la cual es 
importante que sean empleados con precaución19,20. 
 
Existe información con respecto a estos métodos de blanqueamiento 
hechos por uno mismo. A nivel internacional se han realizado estudios 
sobre la efectividad de blanqueamiento dental con cáscara de 
plátano21,22, así como con extractos de las especies de plátano Musa 
sapientum23 y Musa paradisiaca var. Raja24. Sin embargo, no existe 
información sobre sus efectos en la estructura dental, como la 
adherencia bacteriana. 
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El presente estudio estudiará la adherencia de Streptococcus mutans 
ATCC 25175 a la superficie de dientes sometidos a dos métodos de 
blanqueamiento, uno hecho por uno mismo (DIY) empleando extracto 
etanólico al 50% de Musa paradisiaca y otro aplicado profesionalmente 
en consultorio empleando peróxido de hidrógeno al 35%. 
 
1.2. Marco teórico 
 
El color de los dientes representa el factor aislado más importante dentro 
del aspecto de la sonrisa, por lo que se ha convertido en una gran 
preocupación estética. Debido a ello la demanda de dientes de 
tonalidades más claras llama la atención a la práctica odontológica25. 
 
Actualmente, el aclaramiento dental representa el procedimiento de 
elección más común que, además de ser conservador y mínimamente 
invasivo, ha sido probado como seguro y efectivo bajo supervisión 
profesional26,27. Su alta demanda se ve reflejada en la gran variedad de 
métodos disponibles tanto para los pacientes como para los clínicos2,19. 
 
Los métodos de blanqueamiento dental se clasifican en cuatro 
categorías: aplicados profesionalmente en el consultorio, aplicados por 
el paciente en casa bajo supervisión profesional, productos de venta libre 
sin supervisión y métodos hechos por uno mismo, en inglés “do-it-
yourself” (DIY)19,26,28. 
 
El blanqueamiento dental aplicado profesionalmente en consultorio tiene 
al peróxido de hidrógeno como principal ingrediente activo en la mayoría 
de sus productos2,25. Este se presenta con distintas indicaciones de 
aplicación y a diversas concentraciones, siendo la concentración al 35% 
la más usada12,13. Este es un compuesto relativamente inestable y de 
bajo peso molecular que durante el proceso de aclaramiento actúa como 
un potente agente oxidante11,29,30. Al aplicarse sobre el diente, se 
descompone en radicales libres inestables e inespecíficos, los cuales 
rompen las moléculas pigmentadas grandes en moléculas más 
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pequeñas y menos pigmentadas a través de un proceso de óxido-
reducción1,31. Sin embargo, la difusión de esta reacción oxidante a través 
de la matriz orgánica del esmalte no debería de exceder el punto de 
saturación en el cual los elementos orgánicos e inorgánicos del esmalte 
y la dentina sean dañados1,29.  
 
A pesar de que el uso de altas concentraciones de peróxido no parece 
causar cambios macroscópicos en el esmalte, se han reportado efectos 
secundarios microscópicos29,32, tales como cambios en su 
morfología11,29,30,32-35, con un aumento de porosidades11,29,32,36 e 
irregularidades superficiales32, aumento de su rugosidad superficial32,35, 
disminución en su microdureza11,29,32,34-36 y variaciones en su 
componente mineral30, así como alteraciones en su componente 
orgánico30,36. 
 
Este conjunto de alteraciones sobre la superficie del esmalte puede 
afectar la adherencia bacteriana y la susceptibilidad a caries en el diente. 
La adherencia de bacterias y de saliva a la superficie del diente forman 
el biofilm, lo cual lleva al desarrollo de caries dental y enfermedades 
periodontales16,17. La adherencia bacteriana se debe a los 
microorganismos presentes en la microflora oral, dentro de los cuales el 
más común es el Streptococcus mutans18. 
 
El Streptococcus mutans, considerado el microorganismo cariogénico 
más importante, es un coco Gram positivo, anaerobio facultativo. Su 
adherencia tiene la correlación más fuerte con la experiencia de 
caries17,18,37. Las adhesinas de su pared celular se adhieren a la película 
adquirida salival por medio de receptores específicos, para después a 
partir de la sacarosa producir polisacáridos que le permiten adherirse a 
la placa bacteriana y poder multiplicarse allí, lo que luego da lugar a la 
colonización de otras bacterias. Por otra parte, el Streptococcus mutans 
produce ácidos con los que puede desmineralizar el esmalte dental, 
siendo esta la primera etapa en la formación de la caries dental 18,38. 
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El peróxido de hidrógeno puede generar ciertas condiciones sobre la 
superficie del esmalte como irregularidades, las cuales protegen a las 
bacterias contra las fuerzas de corte, volviendo a la pieza dental más 
susceptible a la adherencia bacteriana18,39. Se ha reportado su efecto 
sobre la adherencia del Streptococcus mutans al esmalte dental4, por lo 
que se considera que los agentes blanqueadores pueden influenciar la 
adherencia bacteriana a estructuras dentales17. Todo este conjunto de 
efectos secundarios ha ocasionado que la seguridad de los agentes 
blanqueadores químicamente sintetizados se vea cuestionada40. 
 
La gran demanda pública por el blanqueamiento dental ha llevado al 
desarrollo de varios métodos de aplicación41, entre los cuales tenemos 
al método hecho por un mismo (DIY)19. La inclinación por este método 
se ha extendido a través del Internet, donde se promueve el uso de 
recursos naturales o herbales como agentes blanqueadores20. En la 
literatura se dispone de información sobre estos recursos42, los cuales, 
además de tener propiedades antinflamatorias, antibacterianas, 
astringentes, analgésicas y antisépticas, están libres de químicos. Existe 
la percepción pública de que los efectos secundarios comúnmente 
asociados a los productos blanqueadores químicamente sintetizados 
podrían ser evitados con el uso de estos recursos, los cuales ofrecerían 
un blanqueamiento sin dañar el esmalte43. Su mayor seguridad, sumada 
a su menor precio, más fácil manejo y más cercano alcance explicaría la 
cada vez mayor preferencia por este método de beXTENDIDO 
lanqueamiento por parte de la población en general41,44,45.  
 
Ante este creciente interés por el uso de estos recursos naturales, cada 
vez son más los estudios que han evaluado su efecto blanqueador sobre 
el esmalte40,46. Asimismo, existen estudios que han evaluado su efecto 
en otros aspectos del esmalte. Kwon19 encontró una disminución 
significativa de su microdureza y mínimos cambios en su morfología 
superficial tras emplear una mezcla de fresa y bicarbonato de sodio. Por 
otro lado, Jung-Hyun40 observó una disminución en sus niveles de calcio 
y fósforo tras usar extractos de toronja y ciruela, sin embargo estos 
  
 
14 
aumentaron al usar extracto de pomelo. Hartanto44 encontró una 
disminución de su microdureza superficial a partir de la tercera semana 
posterior al blanqueamiento con una pasta de fresa. En tanto, Dewi47 
halló una disminución de los niveles de calcio con el uso de extracto 
etanólico de manzana. Finalmente, Asmawati48,49, tras la aplicación de 
un gel de fresa, obtuvo una disminución en su microdureza mas no una 
diferencia significativa en su componente mineral.  
 
Entre estos agentes blanqueadores naturales encontramos el plátano, 
cuya efectividad como agente blanqueador ha sido previamente 
reportada21-24. La especie Musa paradisiaca, comúnmente conocida 
como plátano, pertenece a la familia Musaceae50,51. Es una hierba alta y 
robusta ampliamente distribuida en los trópicos51. Posee tallos aéreos 
falsos y no ramificados y hojas simples y grandes, con vainas que surgen 
de un rizoma. Su fruto es una cápsula leñosa o baya suave carnosa o 
coriácea y pesa en promedio 125 gramos, de los cuales 
aproximadamente el 75% es agua y el 25% es materia seca52. 
Generalmente se cultiva por su fruto para la alimentación51,52, 
contribuyendo de manera importante en la dieta de muchos pueblos51. 
Por ello es considerada una de las frutas más populares, distribuidas 
alrededor del mundo50. 
 
Su cáscara constituye aproximadamente el 18-33% de toda la fruta. Se 
ha reportado su efecto blanqueador sobre los dientes, el cual que se 
debería a la presencia de saponinas, las cuales pueden unirse al 
cromógeno, aclarando así los dientes y que por sus características 
espumantes pueden actuar como un agente de limpieza24. Otro 
compuesto presente en la cáscara de plátano es el ácido salicílico, el 
cual aclara los dientes efectivamente sin dañar el esmalte dental23. 
Asimismo encontramos la presencia de ácido málico53, el cual ayuda a 
disolver manchas dentales54, oxidando la superficie del esmalte55. Por 
otra parte, se ha reportado también la presencia de ácido elágico56, que 
contiene grupos hidroxilo que actúan como un poderoso agente oxidante 
durante el proceso de blanqueamiento dental42. También presenta ácido 
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ascórbico, comúnmente conocido como vitamina C57 el cual tiene la 
capacidad hacer que las moléculas de color se vuelvan neutrales, y por 
lo tanto más blancas58. 
 
Entre sus minerales encontramos principalmente potasio, manganeso y 
magnesio, los cuales son absorbidos por la superficie dental y la hacen 
lucir más blanca43. Por otra parte, su capacidad de ser un biosorbente 
catiónico le permite absorber metales pesados contenidos que podemos 
encontrar tras ciertas exposiciones ocupaciones y el uso de algunos 
enjuagues bucales24.    
 
Aparte de su efecto blanqueador, se ha reportado su actividad 
antimicrobiana59, la cual se debería a la alta cantidad de flavonoides en 
su composición56. Sultan60 observó que los extractos de la cáscara de 
Musa paradisiaca tienen actividad antibacteriana e inhibitoria en la 
formación de biofilm contra el Streptococcus mutans. 
 
Yudhit y cols24 (2019 – Indonesia) investigaron el efecto del extracto de 
Musa paradisiaca var. Raja al 100% sobre el color de 30 dientes 
agrupados en: G1 (1 hora), G2 (2 horas) y G3 (3 horas). El color fue 
analizado visualmente con una guía de color clásica. Se encontró 
diferencias significativas antes y después del tratamiento y se concluyó 
que el extracto de Musa paradisiaca var. Raja al 100% aclara los dientes. 
 
Lekshmi23 y cols (2018 – India) evaluaron el cambio de color en esmalte 
tratado con agentes blanqueadores herbales usando un 
espectrofotómetro sobre 40 premolares divididos en: GC (PH al 35%), 
G1 (Musa sapientum), G2 (Citrus sinesis) y G3 (Citrus limon). 
Encontraron un significativo cambio de color en todos los grupos, 
obteniendo el mejor resultado en el Grupo 1, comparado con los grupos 
Citrus. Concluyeron que Musa sapientum aclara los diente mejor que 
Citrus sinesis y Citrus limon pero menos que el peróxido de hidrógeno. 
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Juárez22 (2016 - Ecuador) determinó la efectividad de dos métodos de 
blanqueamiento dental: el aplicado profesionalmente en consultorio y el 
hecho por uno mismo (DIY) sobre 30 pacientes agrupados en: G1 
(peróxido de hidrógeno al 35%) y G2 (cáscara de plátano, jugo de limón, 
bicarbonato de sodio o fresas). Obtuvo efectividad alta en el Grupo 1 y 
media en el Grupo 2. Concluyó que el blanqueamiento dental aplicado 
profesionalmente en consultorio es más efectivo que el blanqueamiento 
dental hecho por uno mismo. 
 
Ittatirut16 y cols (2014 – Thailandia) compararon los efectos del peróxido 
de hidrógeno al 25% y 35% sobre la formación de Streptococcus mutans 
sobre 162 muestras de esmalte dental divididas en: G1 (grupo control), 
G2 (PH al 25%) y G3 (PH al 35). No observaron diferencia en la 
formación de Streptococcus mutans entre los tres grupos. 
 
Zheng15 y cols (2014 – China) evaluaron los efectos del peróxido de 
hidrógeno al 35% sobre el crecimiento de biofilm de Streptococcus 
mutans en la superficie de 20 discos de esmalte dental, divididos en dos 
grupos: Control y Experimental. Hallaron que a partir del día 21 el 
recuento de bacterias en el Grupo Experimental fue significativamente 
mayor que el del Grupo Control. Concluyeron que después de tres 
semanas, el peróxido de hidrógeno al 35% aumenta el crecimiento del 
biofilm en la superficie blanqueada. 
 
Borja22 (2013 - Perú) determinó la eficacia blanqueadora de la cáscara 
de plátano sobre 34 premolares divididos en dos grupos: Control y 
Experimental. A pesar de no encontrarse resultados estadísticamente 
significativos, se concluyó que igualmente la cáscara de plátano logró 
reducir el tono del color dental. 
 
Actualmente el odontólogo dispone de agentes blanqueadores con 
peróxido hidrógeno a altas concentraciones; sin embargo, no dispone de 
información actualizada sobre sus efectos en la adherencia bacteriana 
sobre el esmalte. Por otra parte, los métodos hechos por uno mismo 
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(DIY) divulgados a través del Internet, son realizados sin buscar mayor 
información. Asimismo, no se encuentra información vasta sobre los 
efectos, como la adherencia bacteriana, en el esmalte tratado con 
productos naturales. Es por ello que resulta importante evaluar la 
adherencia bacteriana en dientes sometidos a métodos de 
blanqueamiento tanto los hechos por uno mismo empleando productos 
naturales como Musa paradisiaca, así como los aplicados 
profesionalmente en consultorio empleando productos aplicados en el 
consultorio como el peróxido de hidrógeno al 35%. 
 
Con el presente estudio, se busca concientizar sobre el uso 
indiscriminado de los agentes blanqueadores aplicados 
profesionalmente en consultorio tanto a profesionales odontólogos como 
a pacientes, así como proveer a la comunidad de mayor información 
sobre los métodos hechos por uno mismo (DIY) y promover su uso 
siempre que estén científicamente probados como efectivos y seguros, 
para de esta manera poder minimizar sus posibles efectos sobre la 
adherencia bacteriana en la estructura dental y así brindar mayor 
seguridad al paciente. 
 
Ante la escasez de estudios sobre la adherencia bacteriana en dientes 
tratados con Musa paradisiaca y peróxido de hidrógeno al 35%, se 
planteó realizar la presente investigación. Por lo expuesto, esta 
investigación tendrá como propósito comparar la adherencia de 
Streptococcus mutans sobre dientes sometidos a blanqueamiento con 
extracto etanólico al 50% de Musa paradisiaca y el peróxido de 
hidrógeno a 35%. 
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II. PLANTEAMIENTO DEL PROBLEMA 
 
 
2.1. Formulación del problema 
 
¿Existe adherencia bacteriana in vitro en dientes sometidos a 
blanqueamiento con Musa paradisiaca y peróxido de hidrógeno al 35%? 
 
2.2. Hipótesis de investigación 
 
Sí, existe adherencia bacteriana in vitro en dientes sometidos a 
blanqueamiento con Musa paradisiaca y peróxido de hidrógeno al 35%. 
 
2.3. Objetivos 
 
2.3.1. Objetivo General 
 
Comparar la adherencia bacteriana in vitro en dientes sometidos 
a blanqueamiento con Musa paradisiaca y peróxido de hidrógeno 
al 35%. 
 
2.3.2. Específicos 
 
 Determinar la adherencia bacteriana in vitro en dientes 
sometidos a blanqueamiento con Musa paradisiaca 
 
 Determinar la adherencia bacteriana in vitro en dientes 
sometidos a blanqueamiento con peróxido de hidrógeno al 
35%. 
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2.4. Variables 
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III. METODOLOGÍA 
 
3.1. Material de estudio 
 
3.1.1. Diseño de investigación 
 
3.1.2. Área de estudio 
 
Este estudio fue realizado en el laboratorio de Farmacognosia de 
la Facultad de Farmacia y Bioquímica de la Universidad Nacional 
de Trujillo, 2019, y en el laboratorio de Microbiología Molecular y 
Biotecnología de la Facultad de Ciencias de la Salud de la 
Universidad Privada Antenor Orrego, Trujillo, 2020.  
 
3.1.3. Definición de población muestral 
 
3.1.3.1. Características generales 
 
La población muestral constó de 18 premolares 
superiores o inferiores, de individuos adultos hombres o 
mujeres entre 18 y 40 años, con un tiempo post-
extracción menor a 6 meses. 
 
3.1.3.1.1. Criterios de inclusión 
 
 Premolar de individuo de hombre o mujer 
entre 18 y 40 años. 
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 Premolar sano extraído por indicación 
diagnóstica ortodóntica, con menos de 6 
meses. 
 
3.1.3.1.2. Criterios de exclusión 
 
 Premolar con dentina expuesta. 
 Premolar con pigmentaciones o 
manchas blancas. 
 Premolar con malformaciones en su 
estructura. 
 
3.1.3.1.3. Criterios de eliminación 
 
 Premolar cuyo protocolo de 
blanqueamiento no sea cumplido 
correctamente por errores humanos. 
 Premolar contaminado tras esterilización 
previa a pruebas bacteriológicas.   
 
3.1.4. Diseño estadístico de muestreo 
 
3.1.4.1. Unidad de muestreo 
 
Premolar sano extraído por indicación ortodóntica con 
menos de 6 meses que será sometido o no a 
blanqueamiento y luego expuesto a la cepa diluida de 
Streptococcus mutans. 
 
3.1.4.2. Unidad de análisis 
 
Placa Petri con el cultivo de Streptococcus mutans 
ATCC 25175. 
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𝑛 =
(𝑍𝛼
2⁄
+ 𝑍𝛽)
22𝑆2
(𝑋1 − 𝑋2)2
 
3.1.4.3. Tamaño muestral 
 
Para la determinación del tamaño muestral se realizó 
una prueba piloto, empleándose los datos obtenidos en 
la siguiente fórmula para comparación de medias: 
 
 
 
Donde: 
𝑛 = Número de premolares por grupo 
𝑍𝑎 = Riesgo de 0.05 = 1.645 
𝑍𝛽 = Poder estadístico de 95% = 1.960 
𝑆2 = Valor del grupo piloto estudiado= (5596.76)2 
𝑑2 = Valor mínimo de diferencia = (11920)2 
 
Se obtuvo: 
 
Por lo tanto, la muestra estuvo conformada por 18 
premolares, que fueron ubicados en los 3 grupos:  
 
 6 premolares en Grupo I (Control: Agua destilada). 
 6 premolares en Grupo II (Extracto etanólico al 50% 
de Musa paradisiaca). 
 6 premolares en Grupo III (Peróxido de hidrógeno 
al 35%). 
 
3.1.5. Método de selección 
 
Se realizó a través de un método no probabilístico, a conveniencia 
de la investigadora hasta completar el número requerido. 
𝑛 =
2 ∗ (1.645 + 1.960)2 ∗ 5596.762
119202
 
𝑛 = 5.73 = 6 premolares por grupo 
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3.2. Métodos, técnicas e instrumentos de investigación 
 
3.2.1. Método de recolección de datos 
 
Observación (directa, participante y estructurada) y conteo. 
 
3.2.2. Descripción del procedimiento de recolección de datos 
 
A. De la aprobación del proyecto 
 
El primer paso para la realización de la presente investigación 
fue solicitar la autorización para su ejecución, mediante la 
aprobación e inscripción del proyecto por parte de la Escuela 
de Profesional de Estomatología de la Universidad Privada 
Antenor Orrego con la correspondiente Resolución Decanal 
(Anexo N°1). Para la realización de estos pasos, se presentó 
la Constancia de asesoría del docente a cargo (Anexo N°2). 
 
B. De la autorización para la ejecución 
 
Una vez aprobado el proyecto se solicitó la autorización del 
coordinador del Laboratorio de Microbiología Molecular y 
Biotecnología de la Facultad de Ciencias de la Salud de la 
Universidad Privada Antenor Orrego con la fin de obtener los 
permisos correspondientes para la ejecución (Anexo N°3). 
 
C. Del estudio piloto 
 
Para la ejecución de esta investigación, se realizó una prueba 
piloto por la carencia de estudios previos que evaluaran el 
efecto de la especie Musa paradisiaca y del peróxido de 
hidrógeno al 35% sobre la adherencia bacteriana a la 
superficie dental. Se trabajó, siguiendo los mismos pasos y 
objetivos planeados para el estudio real, con una muestra 
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reducida constituida por 4 premolares para cada grupo, 
haciendo un total de 12 premolares, bajo la supervisión de un 
Microbiólogo, tal como lo certifica la constancia respectiva 
(Anexo N°4). La adherencia bacteriana de cada uno de ellos 
fue luego evaluada por medio del recuento de Unidades 
Formadoras de Colonias por mililitro (UFC/ml) en 12 placas 
Petri correspondientes a los 12 premolares. 
 
Se obtuvieron los siguientes resultados en la adherencia 
bacteriana a la superficie dentaria tras las 48 horas:  
 
 Grupo I – Control/Agua Destilada: 9,2 × 105 UFC/ml. 
 Grupo II – Extracto Etanólico al 50% de Musa paradisiaca: 
39 × 105 UFC/ml. 
 Grupo III – Peróxido de hidrógeno al 35%: 71 × 105 
UFC/ml). 
 
Los resultados obtenidos se llevaron al estadístico para la 
determinación del tamaño muestral del proyecto definitivo. 
 
D. De la calibración de la investigadora 
 
Para dar mayor validez y confiabilidad al presente estudio, se 
realizó una prueba interevaluador en la que la investigadora 
se entrenó y calibró con un experto en el tema (Microbiólogo) 
en la inspección visual de placas Petri y recuento de Unidades 
Formadoras de Colonias (UFC) tal como lo certifica la 
constancia correspondiente (Anexo N°4). Para ello se realizó 
la lectura de un número de 12 placas Petri para el conteo de 
las UFC mediante la inspección visual de cada placa entre la 
investigadora y el experto. Los resultados obtenidos fueron 
sometidos a un método estadístico de Kappa Cohen, teniendo 
un resultado de (1.00) (Anexo N°5). 
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E. Instrumento de recolección de datos 
 
Para el presente estudio se empleó una ficha de recolección 
de datos elaborada por el investigador. En esta ficha se 
registró el nivel de adherencia bacteriana de cada premolar 
obtenido por medio del recuento de número de Unidades 
Formadoras de Colonias por mililitro de cada una de las 6 
placas Petri, por cada grupo a evaluar. La ficha constó de una 
tabla en la que se consignan los tres grupos, las 18 placas 
Petri y el número de UFC/ml obtenido (Anexo N°6). 
 
F. Recolección de la muestra 
 
Las piezas dentarias fueron recolectadas de consultorios 
dentales externos de Trujillo; con un tiempo de vida menor a 6 
meses tras su extracción y se almacenaron en recipientes con 
agua destilada bajo refrigeración a una temperatura de 4°C 
por un periodo máximo de 28 días (Anexo N°7). 
 
G. Preparación de la muestra 
 
Una vez recolectados los premolares se procedió a la 
desinfección de los mismos con raspadores para piezas 
posteriores y curetas periodontales Gracey para premolares 
(5/6, 7/8 y 9/10) a fin de no dañar la superficie coronaria 
vestibular, con el propósito de remover todo el cálculo y tejido 
orgánico restante. Posteriormente, se limpió la superficie 
vestibular de cada pieza con copas de hule y pasta profiláctica, 
haciendo uso de un equipo de micromotor y una pieza recta 
con el propósito de estandarizar las condiciones de las 
muestras antes de aplicar los agentes blanqueadores.  
 
Después de ello, las piezas dentarias fueron lavadas 
profusamente con agua destilada y luego secadas para 
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finalmente ser conservadas en refrigeración dentro de 
recipientes plásticos estériles con agua destilada estéril, la 
cual fue cambiada diariamente para evitar el crecimiento 
bacteriano, hasta el momento en que fueran necesarias. 
 
(Anexo N°8) 
 
H. Obtención del material biológico: Musa paradisiaca 
 
Para el presente estudio, se eligió la especie de plátano Musa 
paradisiaca conocido comúnmente como “plátano conga”. El 
material biológico que sirvió para este trabajo está depositado 
en el Herbario Antenor Orrego (HAO) del Museo de Historia 
Natural y Cultural de la Universidad Privada Antenor Orrego 
de Trujillo, Perú con el código n° 20130. 
 
El material fue recolectado de la huerta del señor Francisco 
Asmat en la Campiña de Moche, distrito Moche, provincia 
Trujillo, región La Libertad, Perú, localizada a 8° 08’ 56,9”S y 
79° 00’ 25,1”O, 35 m s.n.m, el 28 – VI – 2019 por S. Leiva & 
U. Pantigozo 7690 (Anexo N°9). 
 
Fase I. Toma de datos de campo: Haciendo uso de un 
equipo GPS, se tomaron los datos del lugar de la colecta, 
como la altitud y las coordenadas de ubicación. 
 
Fase II. Recolección: Se utilizó el método clásico de 
herborización para la recolección de la especie vegetal. Con 
la ayuda de tijeras botánicas, se recolectó una muestra para 
el estudio, que contenía 10 ejemplares del fruto de Musa 
paradisiaca, y una muestra para el herbario, que contenía 
hojas y flores de la especie. Ambas muestras iban siendo 
guardadas dentro de bolsas de plástico asépticas a medida 
que se recolectaban. Tras su recolección, la muestra para el 
 
 
27 
herbario se colocó temporalmente dentro de una prensa 
botánica para su posterior traslado al herbario (Anexo N°10). 
 
Fase III. Selección: Una vez en el herbario, se realizó la 
selección del material biológico con el fin de obtener sólo los 
de apariencia sana y completa y tamaño uniforme. Se separó 
las partes deterioradas y eliminó materias extrañas o polvo 
adherido. 
 
Fase IV. Prensado: Se adecuó hojas y flores dentro hojas de 
periódico separadas por cartón y láminas de aluminio 
corrugado para luego amarrar las cuerdas de la prensa 
botánica (Anexo N°11). 
 
Fase V. Secado: Se colocó la prensa botánica dentro de una 
estufa artesanal para el secado de la muestra por un par de 
días (Anexo N°12). 
 
Fase VI. Identificación taxonómica: La especie de planta 
seleccionada para este estudio fue determinada por un 
especialista Botánico en el Herbario Antenor Orrego (HAO) del 
Museo de Historia Natural y Cultural de la Universidad Privada 
Antenor Orrego de Trujillo, donde se recibió la constancia 
respectiva (Anexo N°13). 
 
Fase VII. Montaje de la muestra: Tras dos días de secado, 
se procedió al pegado de la muestra sobre cartulina blanca 
académica, la cual fue colocada debajo de papel sábana 
(Anexo N°14). 
 
Fase VIII. Depósito oficial en el herbario y obtención de 
código: Finalmente, se ingresó al Herbario Antenor Orrego 
con el código n° 20130 (Anexo N°15). 
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I. Elaboración del extracto etanólico de Musa paradisiaca 
 
Para la elaboración del extracto etanólico de la cáscara del 
fruto de Musa paradisiaca se solicitó la autorización para el 
uso de los equipos y ambientes del Laboratorio de 
Farmacognosia de la Facultad de Farmacia y Bioquímica de la 
Universidad Nacional de Trujillo, así como lo certifica la 
constancia avalada por el jefe del laboratorio mencionado 
(Anexo N°16). 
 
Fase I. Lavado y secado: La parte externa de los frutos 
recolectados fue lavada con agua corriente. Luego fue secada 
y colocada sobre un campo de trabajo de papel Kraft para 
luego proceder con los siguientes pasos (Anexo N°17). 
 
Fase II. Extracción del mesocarpio de la cáscara del fruto 
de la especie Musa paradisiaca: Se procedió a extraer 
mecánicamente el mesocarpio (parte interna de la cáscara) 
del fruto de la especie Musa paradisiaca empleando espátulas 
adecuadas y tratando de obtener el material de manera fresca 
(Anexo N°18). Se pesó 5 g del mesocarpio extraído de la Musa 
paradisiaca y se colocó temporalmente en cápsulas de 
porcelana.    
 
Fase III. Preparación del extracto etanólico al 50% del 
mesocarpio del fruto de la especie Musa paradisiaca: Para 
la preparación del extracto, se empleó la maceración como 
técnica de extracción. Para ello, se colocó el material 
previamente pesado dentro de frascos ámbar que contenían 
100 ml de alcohol al 50% como solvente, trabajando al 50 p/v 
de Musa paradisiaca. Se agitaron y se taparon para luego 
dejar reposar la muestra por un periodo de 7 días, en los 
cuales se agitó por 15 minutos 2 veces al día el contenido para 
lograr un mejor rendimiento en la extracción. Después de esos 
 
 
29 
días, se sometió a reflujo controlado por 10 minutos en baño 
María, tras lo cual se dejó enfriar y se filtró con papel filtro 
Whatman n°40, obteniéndose así el extracto etanólico al 50% 
del mesocarpio de Musa paradisiaca. El extracto fue guardado 
en un frasco ámbar y mantenido en refrigeración (4-8°C) hasta 
su posterior utilización (Anexo N°19).  
 
Tras la obtención del extracto, se obtuvo una constancia 
avalada por un especialista Químico Farmacéutico, que 
certifica su colaboración en la preparación del extracto 
etanólico al 50% del mesocarpio del fruto de la especie Musa 
paradisiaca (Anexo N°20).  
 
J. Identificación fitoquímica del extracto etanólico al 50% del 
mesocarpio del fruto de Musa paradisiaca 
 
Consistió en la identificación de metabolitos secundarios en el 
extracto etanólico al 50% del mesocarpio del fruto de la 
especie Musa paradisiaca. La cáscara del fruto posee 
componentes fitoquímicos como las saponinas, las cuales 
están presentes en otros recursos naturales con capacidad de 
aclarar los dientes, lo cual explicaría el efecto blanqueador de 
la especie Musa paradisiaca24. 
 
Con el fin de ratificar la presencia de saponinas en el 
mesocarpio del fruto de la especie Musa paradisiaca, se 
realizó una marcha fitoquímica preliminar en la cual se llevaron 
a cabo protocolos específicos que consistían en reacciones 
coloridas para cada metabolito (Anexo N°21). 
 
A continuación se describe el procedimiento realizado en cada 
ensayo para detectar los metabolitos secundarios en el 
extracto etanólico al 50% del mesocarpio del fruto de la 
especie Musa paradisiaca: 
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 Ensayo de Tricloruro férrico: Se midió X gotas del 
extracto en un tubo de ensayo y se añadió I-II gotas del 
reactivo Tricloruro Férrico al 5% en etanol. 
Reacción positiva: La reacción es positiva si hay 
coloración azul-negruzca, lo cual indica la presencia de 
polifenoles. 
 
 Ensayo de Dragendorff: Se midió XX gotas del extracto 
en un tubo de ensayo y luego se agregó II – III gotas de 
reactivo de Dragendorff.  
Reacción positiva: La reacción es positiva si hay formación 
de precipitados de color rojo o anaranjado, lo cual indica 
la presencia de alcaloides. 
 
 Ensayo de Fehling: Se midió X gotas del extracto y se 
evaporó en baño María. El residuo se redisolvió con 2 ml 
de agua destilada y se adicionó 2 ml del reactivo de 
Fehling. Se calentó en baño de agua de 5 a 10 minutos. 
Reacción Positiva: La reacción es positiva si aparece un 
precipitado de color rojo ladrillo, lo cual indica la presencia 
de azúcares reductores. 
 
 Ensayo de Gelatina: Se midió XX gotas del extracto en 
una cápsula y se llevó a sequedad. Se redisolvió en XX 
gotas de agua, se trasvasó a un tubo de ensayo y luego 
se añadió I gota de solución reactiva de gelatina al 1%.   
Reacción Positiva: La reacción es positiva al observar un 
precipitado blanco, lo cual indica la presencia de taninos. 
 
 Ensayo de Shinoda: Se midió X gotas del extracto en un 
tubo de ensayo y se agregó limadura de magnesio 
metálico más II gotas de ácido clorhídrico concentrado. 
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Reacción Positiva: La reacción es positiva si hay 
coloraciones: roja (flavonas), roja a crimson (flavonoles), 
crimson a magenta (flavanonas) y algunas veces azules o 
verdosas. 
 
 Ensayo de Espuma: Se midió XX gotas del extracto, se 
agitó vigorosamente por 30 segundos, y se reposó por 15 
minutos. 
Reacción Positiva: La persistencia de la espuma indica la 
presencia de saponinas. 
 
 Ensayo de Ninhidrina: Se medió 2 ml del extracto y se 
agregó III gotas del reactivo de Ninhidrina. Se colocó en 
baño María durante 5 minutos. 
Reacción positiva: La reacción es positiva si hay 
coloración morada o azul violácea que indica presencia de 
aminoácidos. 
 
Tras la realización de los ensayos se encontraron los 
siguientes metabolitos; alcaloides, azúcares reductores, 
flavonoides, saponinas y aminoácidos, mas no así polifenoles 
y taninos (Anexo N°22). 
 
K. Aplicación de los dos métodos de blanqueamiento 
 
La aplicación de los métodos de blanqueamiento fue realizada 
en el Laboratorio de Microbiología Molecular y Biotecnología 
de la Facultad de Ciencias de la Salud de la Universidad 
Privada Antenor Orrego, para lo cual previamente se solicitó 
la autorización respectiva al coordinador de dicho laboratorio 
(Anexo N°3). 
 
Se procedió a ejecutar los métodos de blanqueamiento 
previamente señalados, siguiendo las indicaciones del 
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fabricante y/o el protocolo disponible en la literatura. 
Previamente a los procedimientos de blanqueamiento, se 
esterilizó el instrumental necesario, cumpliendo así con los 
protocolos de bioseguridad (Anexo N°23). 
 
A continuación se describen los procedimientos de 
blanqueamiento que se llevaron a cabo: 
 
 Grupo I: Las piezas dentales inmersas en agua destilada 
estéril dentro de recipientes estériles fueron colocadas 
dentro de una estufa a 37°C hasta su posterior evaluación 
(Anexo N°24). 
 
 Grupo II: Se tomó 20 ml del extracto etanólico al 50% de 
Musa paradisiaca en un recipiente y se sumergieron los 
premolares, dejándolos reposar por un periodo de 6 horas 
hasta su posterior evaluación (Anexo N°25). 
 
 Grupo III: Se realizaron dos aplicaciones del agente 
blanqueador. Primero, se aplicó el peróxido de hidrógeno 
al 35% mediante el uso de una espátula en una fina capa 
de aproximadamente 1 mm de espesor, midiendo con una 
sonda graduada y dejando actuar el agente blanqueador 
durante 15 minutos. Luego, se removió el agente con 
ayuda del equipo de succión y las piezas fueron lavadas 
profusamente con agua destilada y secadas con papel 
absorbente. Para la segunda aplicación, se dejó actuar al 
agente blanqueador por otros 15 minutos, sumando un 
tiempo total de exposición al agente blanqueador de 30 
minutos. Finalmente, se succionó el agente blanqueador y 
se removió el excedente mediante el lavado profuso con 
agua destilada para finalmente hacer el secado con papel 
absorbente y ser colocados temporalmente sobre una 
placa Petri estéril (Anexo N°26). La ejecución de este 
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método de blanqueamiento fue realizada por la 
investigadora bajo supervisión de un especialista Cirujano 
Dentista, como lo certifica la constancia respectiva (Anexo 
N°27). 
 
Una vez realizados los procedimientos en cada grupo, las 
piezas dentales fueron conservadas dentro de recipientes de 
vidrio estériles cerrados herméticamente y con agua destilada 
estéril en una estufa 37°C de temperatura por 24 horas (Anexo 
N°28), periodo tras el cual fueron esterilizadas en autoclave a 
121°C por un periodo de 60 minutos (Anexo N°29). 
 
L. Procedimiento bacteriológico 
 
Los procedimientos bacteriológicos fueron realizados en el 
Laboratorio de Microbiología Molecular y Biotecnología de la 
Facultad de Ciencias de la Salud de la Universidad Privada 
Antenor Orrego por la investigadora bajo supervisión de un 
especialista Microbiólogo. Para ello, se solicitó la autorización 
del uso de equipos y ambientes al coordinador de dicho 
laboratorio (Anexo N°3).  
 
Fase I. Obtención de la cepa: Para este estudio, se utilizó un 
cultivo liofilizado de la cepa estandarizada de Streptococcus 
mutans ATCC (American Type Culture Collection) 25175, el 
cual fue provisto por el laboratorio GenLab del Perú SAC del 
departamento de Lima así como lo consignar el comprobante 
de compra respectivo (Anexo N°30). Se trasportó mediante un 
servicio de encomiendas a la ciudad de Trujillo y fue entregado 
al investigador, para posteriormente ser llevado al Laboratorio 
de Microbiología Molecular y Biotecnología de la Facultad de 
Ciencias de la Salud de la Universidad Privada Antenor 
Orrego, donde fue conservado hasta su reactivación. 
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Fase II. Reactivación de la cepa bacteriana: La 
presentación de la cepa era en un dispositivo Kwik-Stik sellado 
y almacenado dentro de una bolsa laminada, de la cual se 
procedió a sacar tras dejar que se pusiera a temperatura 
ambiente previamente (Anexo N°31). Luego, se abrió el 
dispositivo y se tomó el hisopo de inoculación contenido, e 
inmediatamente se empapó su base con el material hidratado 
dentro del dispositivo, el cual consistía de una solución 
homogénea del gránulo liofilizado de la bacteria en líquido 
hidratante, y se transfirió a tubos de ensayo estériles 
conteniendo como medio Agar Soya Tripticasa Sangre para su 
cultivo (Anexo N°32). Fueron cerrados herméticamente, e 
incubados en una estufa bajo condiciones de 
microanaerobiosis a 37°C por 24 horas con el fin de obtener 
colonias jóvenes. 
 
Fase IV. Preparación y estandarización del inóculo: 
Transcurrido el tiempo de incubación, con la ayuda de un asa 
bacteriológica se tomó una muestra del cultivo y se diluyó 
dentro de un tubo de ensayo con 15 ml de medio caldo 
tioglicolato, el cual luego se agitó durante 30 segundos hasta 
obtener una turbidez semejante al tubo número 0,5 del 
Nefelómetro de Mc Farland, cuya concentración bacteriana es 
de 1,5 x 108 UFC/ml (Anexo N°33). Esta comparación se llevó 
a cabo visualmente utilizando un fondo blanco con líneas 
negras contrastantes y fuentes de luz adecuada. El inóculo 
preparado fue utilizado inmediatamente después de su 
preparación. 
 
Fase V. Exposición de las piezas dentarias a inóculo: Se 
inoculó 0.1 ml de la cepa diluida en tubos de ensayo con 5 ml 
de medio caldo tioglicolato (Anexo N°34), y con ayuda de 
pinzas estériles se dispusieron las piezas dentarias dentro de 
ellos (Anexo N°35). Luego, se incubaron en una estufa a 37°C 
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por 24 horas bajo condiciones de microanaerobiosis en jarra 
Gaspak (5 a 10% de CO2) (Anexo N°36). Transcurrido este 
tiempo, se sacaron las piezas dentarias de dichos tubos y se 
lavaron con agua destilada estéril, para luego ser sumergidos 
en tubos de ensayo estériles con un medio de cultivo limpio. 
Tras ello, se centrifugaron a 3000 revoluciones durante 10 
minutos con el fin de desprender las bacterias adheridas a la 
superficie de cada diente en todos los grupos (Anexo N°37). 
 
Fase VI. Preparación de diluciones: Tras el centrifugado, se 
agitó vigorosamente cada tubo de ensayo con medio caldo 
tioglicolato y con una jeringa de 1 ml se procedió a recolectar 
0.1 ml del líquido de las áreas con mayor turbidez en la parte 
inferior de cada tubo y se inoculó en un segundo tubo de 
ensayo con 0.9 ml de caldo tioglicolato, del cual se tomó 0.1 
ml para volver a inocular en un tercer tubo de ensayo con 0.9 
ml de caldo tioglicolato, obteniéndose así las diluciones 1/10 y 
1/100 (Anexo N°38). 
 
Fase VII. Sembrado: Previamente al sembrado, se giraron los 
tubos de la última dilución entre las manos para una 
distribución uniforme de los microrganismos. Luego, se 
procedió a realizar la siembra de la muestra de cada tubo en 
placas Petri. Para ello, se tomó 0.1 ml de la última dilución 
(1/100) y se inoculó en placas Petri conteniendo Agar Soya 
Tripticasa Sangre. Con la ayuda de un asa de Driglasky y a 
una distancia de 10 cm de la llama del mechero, se procedió 
al sembrado, distribuyendo la muestra uniformemente sobre 
toda la superficie del agar y girando cada placa 30° grados por 
10 veces aproximadamente (Anexo N°39). Se dejaron reposar 
por unos minutos para que la muestra se seque y luego se 
voltearon de posición para ser incubadas en una estufa por 48 
horas bajo condiciones de microanaerobiosis empleando una 
jarra Gaspak, con el método de la vela para obtener un 
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ambiente aproximado de 5 a 10% de CO2 a 37°C (Anexo 
N°40). 
 
Fase VIII. Recuento de Unidades Formadoras de Colonias 
(UFC): Después del tiempo transcurrido, se procedió a la 
evaluación de la adherencia bacteriana de cada premolar por 
grupo mediante el recuento de Unidades Formadoras de 
Colonias de cada placa Petri a través de la observación 
macroscópica y con la ayuda de una lupa  (Anexo N°41). Se 
empleó la técnica de conteo manual para obtener el número 
de Unidades Formadoras de Colonias, para lo cual la placa 
Petri se dividió en cuatro cuadrantes, de los cuales se 
seleccionó un área de 1 cm2 representativo por cuadrante. La 
suma del número de colonias obtenido de cada área de los 
cuatro cuadrantes se dividió entre el número de cuadrantes, y 
el resultado se multiplicó por el inverso de la dilución y por el 
volumen de siembra usado. Por medio de cálculos 
matemáticos se obtuvo el número de Unidades Formadoras 
de Colonias por 1 ml (UFC/ml).  
 
El número final de bacterias adheridas por espécimen en cada 
grupo fue calculado usando la siguiente fórmula:  
Donde: 
𝑈𝐹𝐶 𝑚𝑙⁄ =Número final de bacterias adheridas por espécimen 
N = Número de colonias en 1 𝑐𝑚2 por cuadrante 
A = Área del círculo de la placa Petri = 65 𝑐𝑚2 
D = Inverso de la dilución (1 100⁄ ) = 100 1⁄ = 102 
V = Volumen de siembra = 0,1 ml ⇒ 0,1 ml × 10 = 1 ml 
 
Tras la finalización de las pruebas bacteriológicas, se solicitó 
la constancia respectiva que avala la supervisión de ejecución 
por parte del especialista Microbiólogo (Anexo N°42). 
𝑈𝐹𝐶
𝑚𝑙⁄ =  
ΣN
4⁄  × 𝐴 ×  𝐷 × 𝑉   
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3.2.3. Procesamiento y análisis estadístico de datos 
 
Estadística Descriptiva: Los datos recolectados fueron 
almacenados en Excel y procesados en el programa estadístico 
SPSS ver 23. Se realizó la prueba de normalidad Shapiro-Wilk por 
tratarse de un tamaño muestral menor a 50 para determinar si se 
utilizarían pruebas paramétricas o no paramétricas en el análisis 
estadístico. Al obtener una distribución normal en los resultados 
(p>0.05), se decidió por utilizar pruebas paramétricas para la 
comparación de grupos (Anexo N°43). Los resultados se 
presentaron en tablas de doble entrada y gráficos de barras 
acuerdo a los objetivos planteados, mostrando la media y 
desviación estándar de los recuentos de UFC/ml por grupo. 
 
Estadística Inferencial: Como prueba paramétrica se utilizó la 
prueba estadística ANOVA, siendo complementada por las 
pruebas post hoc de Duncan para la comparación múltiple de 
grupos y de Bonferroni para la comparación de medias de dos 
grupos, considerándose un nivel de significancia del 5%. 
 
3.2.4. Consideraciones éticas 
 
Se consideró de vital importancia prestar atención los factores 
que puedan dañar el medio ambiente al realizar la presente 
investigación estomatológica. Por ello, se tuvo en cuenta la 
manipulación y desecho de las muestras sobre todo de la cepa 
ATCC 25175 de Streptococcus mutans según el Manual de 
Bioseguridad en Laboratorios de Microbiología y Medicina63 
durante la ejecución del trabajo. No se consideraron los principios 
de la Declaración de Helsinki por tratarse de un estudio in vitro. 
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IV. RESULTADOS 
 
 
Al comparar la adherencia bacteriana in vitro en dientes sometidos a 
blanqueamiento con Musa paradisiaca y peróxido de hidrógeno al 35%, se observó 
que: 
 
En el Grupo I la adherencia bacteriana fue de 89x104 UFC/ml, la cual aumentó en 
el Grupo II al utilizar Extracto Etanólico al 50% de Musa paradisiaca, en el cual la 
adherencia bacteriana fue de 40x105 UFC/ml; sin embargo, la mayor adherencia 
bacteriana se obtuvo en el Grupo III al utilizar peróxido de hidrógeno al 35%, 
encontrándose una adherencia bacteriana de 77x105 UFC/ml. (Tabla 1 y Figura 1) 
 
Al comparar los grupos del estudio en el ANOVA se observó que existe diferencia 
significativa entre ellos (p=0.000). (Tabla 2)  
 
Al realizar el análisis Post Hoc Duncan se observaron 3 sub conjuntos 
evidenciándose que existe diferencia significativa entre el Grupo I – Control (Agua 
destilada), Grupo II (Extracto etanólico al 50% de M. paradisiaca) y Grupo III 
(Peróxido de hidrógeno al 35) (p<0.05) (Tabla 3) 
 
Al realizar el análisis Post Hoc Bonferroni se observó que el Grupo I – Control (Agua 
destilada) y Grupo II (Extracto etanólico al 50% de M. paradisiaca) presentan 
diferencia estadísticamente significativa entre sí (p<0.05), el Grupo I – Control 
(Agua destilada) y Grupo III (Peróxido de hidrógeno al 35%) presentan diferencia 
estadísticamente significativa entre sí (p<0.05) y que el Grupo II (Extracto etanólico 
al 50% de M. paradisiaca) y el Grupo III (Peróxido de hidrógeno al 35%) también 
presentan diferencia estadísticamente significativa entre sí (p<0.05) (Tabla 4).  
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Tabla 1. Promedios y deviación estándar de la adherencia bacteriana in vitro 
en dientes sometidos a blanqueamiento con Extracto Etanólico al 50% Musa 
paradisiaca, Peróxido de Hidrógeno al 35% y Control (Agua Destilada). 
 
Grupos N Promedio 
Desviación 
Estándar 
Grupo I – Control (Agua destilada) 6 8.9x104 12x104 
Grupo II – Extracto etanólico al 50% de 
Musa paradisiaca 
6 
40x105 
 
67x104 
Grupo III – Peróxido de hidrógeno al 35% 6 77x105 58x104 
 
 
 
Gráfico 1. Promedios y deviación estándar de la adherencia bacteriana in vitro 
en dientes sometidos a blanqueamiento con Extracto Etanólico al 50% Musa 
paradisiaca, Peróxido de Hidrógeno al 35% y Control (Agua Destilada). 
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Tabla 2. Comparación de la adherencia bacteriana in vitro en los diferentes 
grupos evaluados, según recuento de Unidades Formadoras de Colonias por 
mililitro (UFCL/ml). 
 
 Suma de cuadrados gl Media cuadrática 
F 
(ANOVA) 
P 
Inter 
grupos 
139220640893333.300 2 69610320446666.600 
262.646 0.000 Intra 
grupos 
3975518146666.667 15 265034543111.112 
Total 143196159040000.000 17  
*Prueba ANOVA 
 
Tabla 3. Análisis de Duncan para la comparación de la adherencia bacteriana 
in vitro en dientes sometidos a blanqueamiento con Extracto Etanólico al 50% 
de Musa paradisiaca, Peróxido de Hidrógeno al 35% y Control (Agua 
Destilada).  
 
GRUPOS N 1 2 3 
Grupo I - Control (Agua Destilada) 6 89x104   
Grupo II – Extracto Etanólico al 50% 
de Musa paradisiaca 
6  40x105  
Grupo III – Peróxido de Hidrógeno al 
35% 
6   77x105 
Sig.  1.000 1.000 1.000 
*Prueba Post Hoc de Duncan 
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Tabla 4. Nivel de significancia de la comparación entre grupos. 
 
Comparación entre grupos 
Nivel de 
Significancia 
 (p valor= 0.05) 
Grupo I - Control (Agua 
Destilada) 
Grupo II – Extracto 
Etanólico al 50% de Musa 
paradisiaca 
0.000 
Grupo I - Control (Agua 
Destilada) 
Grupo III – Peróxido de 
Hidrógeno al 35% 
0.000 
Grupo II – Extracto 
Etanólico al 50% de 
Musa paradisiaca 
Grupo III – Peróxido de 
Hidrógeno al 35% 
0.000 
*Prueba Post Hoc de Bonferroni 
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V. DISCUSIÓN 
 
 
El propósito de este estudio fue comparar la adherencia bacteriana en dientes 
sometidos a dos métodos de blanqueamiento: uno hecho por uno mismo (DIY) y 
otro aplicado profesionalmente en consultorio.  
 
En este trabajo se emplearon 18 premolares superiores e inferiores divididos en 3 
grupos de 6 piezas cada uno, de los cuales dos grupos fueron sometidos a métodos 
de blanqueamiento. Uno de ellos fue el método de blanqueamiento hecho por uno 
mismo (DIY), llevado a cabo en el Grupo II con extracto etanólico al 50% de Musa 
paradisiaca mientras que el otro fue el método de blanqueamiento aplicado 
profesionalmente en consultorio, llevado a cabo en el Grupo III con peróxido de 
hidrógeno al 35%. El Grupo I se mantuvo sin tratamiento alguno, siendo conservado 
en agua destilada, y sirvió como grupo control. Después de los tratamientos los 
dientes fueron conservados en agua destilada a 37°C para simular el ambiente oral, 
tal como lo fue hecho en el estudio de Trakiniene64. 
 
Actualmente existen varios métodos de blanqueamiento dental64. El método más 
conocido es el aplicado profesionalmente en consultorio, el cual usa mayormente 
peróxido de hidrógeno al 35%12,13, siendo el más empleado para diseños 
experimentales64. Por otra parte, los métodos hechos por uno mismo (DIY) con 
recursos naturales cada vez son más populares54. Dentro de estos recursos, se ha 
comprobado la efectividad del plátano como agente blanqueador21-24. Por estas 
razones se decidió trabajar con el método de blanqueamiento aplicado 
profesionalmente en consultorio, empleando peróxido de hidrógeno al 35% y el 
método hecho por un mismo (DIY) con cáscara de plátano, específicamente de la 
especie Musa paradisiaca.  
 
Por otra parte, el microorganismo de prueba elegido fue Streptococcus mutans, 
dado que es la principal bacteria responsable de la caries dental65, y su adherencia 
a la superficie dental posterior al blanqueamiento dental ha sido confirmada 
previamente en algunos estudios14,15,17,18,65. 
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Existen varios estudios que han investigado los efectos del método de 
blanqueamiento aplicado profesionalmente en consultorio sobre la microdureza31, 
rugosidad superficial14,31,35,66, morfología11,25,29,30,34,35, composición química3,30 y 
otros aspectos del esmalte. Asimismo se ha evaluado su efecto sobre la adherencia 
bacteriana14-16,65, obteniendo resultados controversiales. Se ha reportado que el 
peróxido de hidrógeno al 35% incrementa la adherencia de Streptocococus mutans 
según Hosoya14, pero que no tiene ningún efecto sobre esta según Ittatirut16.  
 
Por otra parte, se han realizado estudios sobre la efectividad del blanqueamiento 
dental hecho por uno mismo (DIY) con el uso de distintos recursos naturales, 
obteniendo resultados favorables. Existen algunos estudios sobre sus efectos en 
otros aspectos del diente, encontrando cambios en la composición química40,47, 
microdureza19,44,48 y morfología del esmalte19. En cuanto a su efecto sobre la 
adherencia bacteriana en el esmalte dental no se dispone de información hasta la 
fecha. Con respecto al plátano, no existen estudios previos sobre sus efectos en el 
diente, y en específico, sobre la adherencia bacteriana. 
 
Como este es el primer estudio que evalúa el efecto de un método de 
blanqueamiento dental hecho en casa (DIY), en este caso empleando Musa 
paradisiaca “plátano”, sobre la adherencia bacteriana a la superficie dentaria, y lo 
compara con el método de blanqueamiento dental aplicado profesionalmente 
usando peróxido de hidrógeno al 35%, no fue posible hacer comparaciones con 
estudios previos directamente relacionados al tema.  
 
A partir de los resultados obtenidos en esta investigación, se acepta la hipótesis 
alternativa, dado que sí existe adherencia en dientes sometidos a ambos métodos 
de blanqueamiento. La mayor adherencia bacteriana se encontró en el Grupo III, el 
cual fue sometido al blanqueamiento aplicado profesionalmente en consultorio con 
peróxido de hidrógeno al 35%. El segundo grupo con mayor adherencia bacteriana 
fue el Grupo II, el cual fue sometido al blanqueamiento hecho por uno mismo (DIY) 
con extracto etanólico al 50% de Musa paradisiaca. Finalmente, el Grupo I (Control) 
que fue conservado en agua destilada, presentó la menor adherencia bacteriana. 
Comparando los tres grupos, se obtuvo una significativa diferencia entre los índices 
de adherencia de Streptococcus mutans a la superficie dentaria. 
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En lo relacionado a los índices de adherencia de Streptococcus mutans a la 
superficie dentaria correspondientes a los grupos sometidos a métodos de 
blanqueamiento: hecho por un mismo (DIY) con extracto etanólico al 50% de Musa 
paradisiaca y aplicado profesionalmente con peróxido de hidrógeno al 35%, se 
observó que existe una diferencia estadísticamente significativa. 
 
Este efecto concuerda con las conclusiones planteadas por algunos autores como 
Kwon19, quien, a pesar de no expresarse específicamente sobre la adherencia 
bacteriana, concluyó que existe una diferencia significativa entre los efectos del 
blanqueamiento aplicado profesionalmente en consultorio con peróxido de 
hidrógeno al 25% y hecho por uno mismo (DIY) con una mezcla de fresa y 
bicarbonato de sodio, sobre la microdureza y rugosidad superficial del esmalte. 
Asimismo coinciden con Dewi47, quien encontró una diferencia significativa al 
evaluar el efecto de los métodos de blanqueamiento aplicado en casa por el 
paciente bajo supervisión profesional con peróxido de carbamida al 10%, y hecho 
por uno mismo (DIY) con extracto de manzana, sobre los niveles de calcio dental. 
Por último, concuerdan con Asmawati48, quien concluyó que existe una diferencia 
significativa en la dureza del esmalte de dientes tratados con los métodos de 
blanqueamiento aplicado en casa bajo supervisión profesional con peróxido de 
carbamida al 10% y hecho por uno mismo (DIY) con gel de fresa. 
 
Con este estudio, se corroboró que el método de blanqueamiento dental aplicado 
profesionalmente en consultorio tiene un efecto sobre la adherencia bacteriana, 
encontrándose una diferencia estadísticamente significativa entre el grupo 
experimental y el grupo control. Esto es consistente con los resultados obtenidos 
por Hosoya14 y Anggakusuma65, quienes concluyeron que esta aumenta tras el uso 
del peróxido de hidrógeno al 35% y peróxido de carbamida al 35%, 
respectivamente. Comparando el peróxido de hidrógeno al 35% con sus otras 
concentraciones, los resultados son similares a los obtenidos por Al-Jubori17 y 
Romero18, quienes encontraron que el peróxido de hidrógeno al 7.5% aumenta 
significativamente los índices de adherencia bacteriana. 
 
Podemos atribuir estos resultados a la serie de alteraciones que se presentan en el 
esmalte sometido a agentes de blanqueamiento dental18. Estos pueden modificar 
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sus características superficiales, dejándolo más susceptible a la adherencia 
bacteriana. Asimismo, al alterar químicamente los sitios de unión a la membrana 
de esta superficie incrementarían la adherencia bacteriana en el esmalte67. Uno de 
los efectos desfavorables del blanqueamiento dental a la erosión del esmalte 
debido a su desmineralización, lo que causa una mayor rugosidad en la estructura 
dental68. La rugosidad superficial se considera como un factor predisponente para 
la adherencia bacteriana por su importante rol en el desarrollo del biofilm de las 
bacterias orales. Según la literatura una superficie rugosa puede actuar como 
amortiguador en contra de las fuerzas de corte e incrementar el área disponible 
para la formación de biofilm, promoviendo así la adherencia bacteriana66.  
 
A pesar de la similitud de los resultados obtenidos a los de estudios previos, 
también se ha encontrado discrepancias. Por un lado los hallazgos de este estudio 
concuerdan y discrepan con los de Zheng15, quien observó crecimiento de biofilm 
a partir de la tercera semana, pero antes de ello lo encontró disminuido. Por otro 
lado, no existe concordancia con los resultados de Ittatirrut16, quien no encontró un 
aumento en la formación de biofilm tras este método de blanqueamiento dental con 
peróxido de hidrógeno al 35%. Esta discrepancia se debería a la continua liberación 
de peróxido por parte de los productos blanqueadores, lo que ocasionaría un 
cambio en el balance biológico existente dentro la cavidad oral. Asimismo, se ha 
reportado que la liberación de oxígeno por parte del peróxido de hidrógeno tiene un 
efecto antibacteriano y una acción mecánica sobre la placa dental67. 
 
Por otro lado, a pesar de que no existen estudios previos sobre el efecto del método 
de blanqueamiento hecho por uno mismo (DIY) sobre la adherencia bacteriana, los 
resultados del efecto de este método sobre la adherencia bacteriana en este 
estudio concuerdan con algunos estudios que observaron efectos sobre el esmalte 
tras someterlo a este método blanqueamiento. Entre estos estudio tenemos el 
realizado por Kwon19, quien observó cambios en la microdureza y morfología tras 
el uso de una mezcla de fresa y bicarbonato de sodio; por Jung40, quien encontró 
niveles disminuidos de calcio y fósforo tras el uso de extractos de pomelo y ciruela; 
por Hartanto44, quien observó una disminución en la microdureza superficial a partir 
de la tercera semana posterior al blanqueamiento con una pasta de fresa; y 
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finalmente por Dewi47, quien encontró niveles de calcio disminuido tras el 
blanqueamiento con extracto de manzana.  
 
La adherencia bacteriana encontrada en los dientes tratados con el extracto 
etanólico al 50% de Musa paradisiaca se debería a la presencia de ácido ascórbico, 
así como de ácido málico, los cuales están involucrados en el proceso de 
erosión48,49,69. Estos ácidos pueden unir el calcio al esmalte y causar porosidades 
en los cristales del esmalte, lo cual tiene un gran impacto en la erosión. En la 
erosión encontramos también la desmineralización del esmalte, la cual podría 
ocasionar una mayor rugosidad. Todo ello, sumado a la capacidad del 
Streptococcus mutans de adherirse a la superficie dental, facilita su adherencia66,69.  
 
Por otra parte, en este presente estudio se identificó la presencia de azúcares 
reductores y sus derivados. Entre estos podemos destacar a la sacarosa, la glucosa 
y la fructuosa, los cuales están presentes en la cáscara de plátano tal como lo 
reporta Chandaju70. El Streptococcus mutans produce glucanos a partir de la 
sacarosa través de la actividad de las glucosiltransferasas para incrementar la 
acumulación bacteriana16. Esto explicaría el incremento de la adherencia 
bacteriana a la superficie de dientes sometidos al método de blanqueamiento hecho 
por uno mismo (DIY), empleando extracto etanólico al 50% de Musa paradisiaca. 
 
El resultado de este estudio está parcialmente limitado por el uso de dientes 
humanos extraídos, lo cual inherentemente diferirá de los dientes vitales en el 
ambiente oral. En cuanto a otras limitaciones, no se encontró literatura con respecto 
al efecto de Musa paradisiaca sobre la adherencia bacteriana a la superficie dental. 
Asimismo, no se contó con estudios actualizados sobre el efecto del 
blanqueamiento aplicado profesionalmente con peróxido de hidrógeno al 35% en la 
adherencia bacteriana a la superficie dental.  
 
Los hallazgos de esta investigación proveen información importante sobre el efecto 
de dos métodos de blanqueamiento dental sobre la adherencia de bacteriana a la 
superficie dentaria Esto educará a la comunidad odontológica y al público en 
general sobre la seguridad de estos dos métodos de blanqueamiento con respecto 
a la adherencia bacteriana, y así concientizará su uso con mayor responsabilidad. 
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VI. CONCLUSIONES 
 
 
 Ambos métodos de blanqueamiento dental con extracto etanólico al 50% de 
Musa paradisiaca y peróxido de hidrógeno al 35% causan adherencia 
bacteriana, siendo mayor al utilizar el segundo. 
 
 La adherencia bacteriana en dientes sometidos a blanqueamiento con 
extracto etanólico al 50% de Musa paradisiaca es de 40x105 UFC/ml,  
 
 La adherencia bacteriana en dientes sometidos a blanqueamiento con 
peróxido de hidrógeno al 35% es de 77x105 UFC/ml. 
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VII. RECOMENDACIONES 
 
 
 Se aconseja evaluar la adherencia de otras bacterias cariogénicas a la 
superficie dentaria sometida a blanqueamiento dental. 
 
 Se recomienda realizar estudios in vivo para determinar el efecto del método 
de blanqueamiento hecho por uno mismo (DIY) con recursos naturales como 
Musa paradisiaca sobre la adherencia bacteriana en el diente. 
 
 Se aconseja comparar el efecto del extracto de Musa paradisiaca en a 
distintas concentraciones sobre la adherencia bacteriana a la superficie 
dentaria.  
 
 Se sugiere investigar el efecto del método de blanqueamiento hecho por uno 
mismo (DIY) empleando otros recursos naturales sobre la adherencia 
bacteriana en la superficie dentaria. 
 
 Se recomienda estudiar el efecto del método de blanqueamiento hecho por 
uno mismo (DIY) con recursos naturales sobre otros aspectos en el diente. 
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IX. ANEXOS 
 
ANEXO N°1: Resolución Decanal 
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ANEXO N°2: CONSTANCIA DE ASESORÍA 
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ANEXO N°3: AUTORIZACIÓN DE LA UNIDAD INVESTIGADOR PARA LA 
EJECUCIÓN DE PROYECTO DE TESIS 
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ANEXO N°4: CONSTANCIA DE SUPERVISIÓN DE LA EJECUCIÓN DE LA 
PRUEBA PILOTO Y DE CALIBRACIÓN 
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ANEXO N°5: CALIBRACIÓN DEL INVESTIGADOR 
 
 
Variable n Calibración 
% de 
concordancia 
Kappa *p 
Agua 
destilada 
4 Interevaluador 100% 1.00 <0.01 
 
Extracto 
etanólico al 
50% de 
Musa 
paradisiaca 
 
4 Interevaluador 100% 1.00 <0.01 
 
Peróxido 
de 
hidrogeno 
al 35% 
 
4 Interevaluador 100% 1.00 <0.01 
 
*Kappa de Cohen 
 
Puntuación casi perfecta 
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ANEXO N°6: FICHA DE RECOLECCION DE DATOS 
 
 
GRUPO N° PLACA PETRI UFC/ML 
GRUPO I 
CONTROL (AGUA 
DESTILADA) 
#1  
#2  
#3  
#4  
#5  
#6  
GRUPO II 
 
EXTRACTO 
ETANÓLICO AL 50% 
DE MUSA 
PARADISIACA 
#7  
#8  
#9  
#10  
#11  
#12  
GRUPO III 
 
PERÓXIDO DE 
HIDRÓGENO AL 35% 
#13  
#14  
#15  
#16  
#17  
#18  
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ANEXO N°7: RECOLECCIÓN DE LA MUESTRA 
 
 
 
 
 
ANEXO N°8: PREPARACIÓN DE LA MUESTRA 
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ANEXO N°9: UBICACIÓN GEOREFERENCIAL DEL LUGAR DE LA COLECTA  
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ANEXO N°10: RECOLECCIÓN DE MATERIAL BIOLÓGICO 
 
Recolección de hojas de Musa paradisiaca 
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Recolección de flores de Musa paradisiaca 
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Recolección de frutos de Musa paradisiaca 
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Adecuación del material biológico en prensa para su traslado a HAO  
 
ANEXO N°11: PRENSADO DE MUESTRA PARA HERBARIO 
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ANEXO N°12: SECADO DE MUESTRA PARA HERBARIO EN ESTUFA 
ARTESANAL 
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ANEXO N°13: CONSTANCIA DEL HERBARIO ANTENOR ORREGO (HAO) DE 
LA IDENTIFICACIÓN TAXONÓMICA DE LA ESPECIE MUSA PARADISIACA  
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ANEXO N°14: MONTAJE DE LA MUESTRA EN HERBARIO HAO  
 
Materiales 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Procedimiento 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
71 
ANEXO N°15: MUESTRA BOTÁNICA DEPOSITADA EN EL HERBARIO HAO 
CON EL NÚMERO 20130 
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ANEXO N°16: AUTORIZACIÓN DEL LABORATORIO DE FARMACOGNOSIA DE 
LA FACULTAD DE FARMACIA Y BIOQUÍMICA DE LA UNT 
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ANEXO N°17: LAVADO Y SECADO DE LOS FRUTOS DE MUSA PARADISIACA 
 
ANEXO N°18: EXTRACCIÓN DEL MESOCARPIO DE MUSA PARADISIACA 
 
ANEXO N°19: PREPARACIÓN DE EXTRACTO DE MUSA PARADISIACA  
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Conservación del extracto en refrigeración 
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ANEXO N°20: CONSTANCIA DE PREPARACIÓN DEL EXTRACTO ETANÓLICO 
AL 50% DEL MESOCARPIO DEL FRUTO DE MUSA PARADISIACA 
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ANEXO N°21: MARCHA FITOQUÍMICA PRELIMINAR 
 
Esquema de general de marcha fitoquímica 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Ensayo de Tricloruro Férrico 
(Polifenoles) 
Ensayo de Dragendorff  
(Alcaloides) 
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Ensayo de Fehling  
(Azúcares reductores) 
Ensayo de Gelatina  
(Taninos) 
Ensayo de Shinoda  
(Flavonoides) 
Ensayo de Espuma  
(Saponinas) 
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ANEXO N°22: TABLA DE RESULTADOS DE LA MARCHA FITOQUÍMICA  
PRELIMINAR DEL EXTRACTO ETANÓLICO AL 50% 
 
 
METABOLITOS 
SECUNDARIOS 
PRUEBA DE 
IDENTIFICACIÓN 
RESULTADO 
Polifenoles Tricloruro férrico -  
Alcaloides Dragendorff ++ 
Azúcares reductores Fehling ++ 
Taninos Gelatina - 
Flavonoides Shinoda + 
Saponinas Espuma ++ 
Aminoácidos  Ninhidrina + 
Firma del Especialista (Q.F.): 
Ensayo de Ninhidrina  
(Aminoácidos) 
Leyenda:  
- Negativo (-): Ausencia de coloración 
- Positivo (+): Coloración leve 
- Positivo (++): Coloración intensa 
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ANEXO N° 23: ESTERILIZACIÓN DE INSTRUMENTAL 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
ANEXO N°24: G1 – CONSERVACIÓN EN AGUA DESTILADA 
 
 
 
 
 
 
 
 
ANEXO N°25: G2 – BLANQUEAMIENTO CON EXTRACTO ETANÓLICO AL 50% 
DE Musa paradisiaca 
 
Extracto etanólico al 50% de Musa paradisiaca 
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Procedimiento 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
ANEXO N°26: G3 – BLANQUEAMIENTO CON PERÓXIDO DE HIDRÓGENO 35% 
 
Peróxido de hidrógeno – Whiteness HP Maxx 
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Procedimiento 
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ANEXO N°27: CONSTANCIA DE SUPERVISIÓN DE ESPECIALISTA 
CIRUJANO-DENTISTA  
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ANEXO N°28: INCUBACION EN ESTUFA A 37° POR 24 HORAS 
 
 
 
 
 
ANEXO N°29: ESTERILIZACIÓN EN AUTOCLAVE A 121° C POR 60 MINUTOS 
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ANEXO N°30: FRACTURA ELECTRÓNICA DE LA COMPRA DE LA CEPA 
STREPTOCOCCUS MUTANS ATCC 25175 A GENLAB  
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ANEXO N°31: CEPA DE STREPTOCOCCUS MUTANS ATCC 25175 
 
ANEXO N°32: REACTIVACIÓN DE LA CEPA DE ST. MUTANS ATCC 25175 
 
 
 
 
 
 
 
ANEXO N°33: PREPARACIÓN DEL INÓCULO 
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ANEXO N°34: INOCULACIÓN DE CEPA DILUÍDA 
 
 
 
88 
ANEXO N°35: EXPOSICIÓN DE PREMOLARES A CEPA DILUIDA 
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ANEXO N°36: INCUBACIÓN DE TUBOS DE ENSAYO EN ESTUFA 
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ANEXO N°37: CENTRIFUGADO DE TUBOS DE ENSAYO 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
ANEXO N°38: PREPARACIÓN DE DILUCIONES 
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ANEXO N°39: SEMBRADO EN PLACAS PETRI 
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ANEXO N°40: INCUBACIÓN DE PLACAS PETRI EN ESTUFA 
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ANEXO N° 41: RECUENTO DE UNIDADES FORMADORAS DE COLONIAS 
 
 
Grupo I – Agua Destilada 
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Grupo II – Extracto Etanólico de Musa paradisiaca 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Grupo III – Peróxido de Hidrógeno al 35% 
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ANEXO N°42: CONSTANCÍA DE EJECUCIÓN DE TESIS 
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ANEXO N°43: PRUEBA DE NORMALIDAD 
 
Prueba de Normalidad de Shapiro-Wilk  
de Grupos Control y Experimentales 
 
Para evaluar la normalidad de los datos obtenidos, se utilizó la prueba de Shapiro-
Wilk ya que el tamaño muestral fue menor a 50. Se observó que los resultados que 
se obtuvieron se ajustan a una distribución normal (p>0.05), por lo que la 
comparación de los grupos se realizó aplicando pruebas paramétricas.  
 
*Programa estadístico SPSS ver 23. 
 
GRUPOS 
PRUEBA DE NORMALIDAD 
DE SHAPIRO-WILK 
Estadístico Gl Sig. 
 
I 
CONTROL (AGUA 
DESTILADA) 
 
0.95022291 6 0.74208703 
 
II 
EXTRACTO ETANÓLICO  
AL 50% DE  
MUSA PARADISIACA 
 
0.97890068 6 0.94596449 
 
III 
PERÓXIDO DE 
HIDRÓGENO AL 35% 
 
0.91841585 6 0.49402514 
